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Epigenetic  regulation,  including  histone  modifications,  can  mediate  gene  repression 
(Greer and Shi, 2012). One epigenetic repressive machinery  involves the polycomb repressive 
complex  2  (PRC2),  which  trimethylates  histone  3  lysine  27  (H3K27me3)  (Cao  et  al.,  2002, 
Margueron  and  Reinberg,  2011).  H3K27me3  is  a  repressive  histone  mark  associated  with 





role  in  cancer  cell  proliferation,  invasiveness,  and  differentiation  has  been  widely  studied 
(Varambally et al., 2008, Mimori et al., 2005). However,  it  is not known  if EZH2 and the other 
PRC2 proteins are  involved  in  the  regulation of human T  cell  tumor  trafficking, and,  in  turn, 







effector  T  cell  tumor  migration  and  effective  anti‐tumor  immunity.  The  validation  of  this 
hypothesis will lead to a notion that cancer epigenetic repressive machinery‐mediated Th1‐type 
chemokine repression is a novel immune evasive mechanism and the repressive machinery may 





Patients  diagnosed with  colon  carcinomas were  recruited  in  the  study.  All  usage  of  human 
subjects in this study was approved by local Institutional Review Boards. 6‐9 fresh colon tissues 








Primary colon cancer cell  lines  (C1) were established  from  fresh colon cancer  tissue. Routine 
short tandem repeat analysis is done to confirm the uniqueness of the primary line (Kryczek et 
al.,  2014).  DLD‐1  and  SW480  cell  lines  (ATCC)  were  used  in  the  experiments.  Single  colon 






RNA  was  isolated  from  the  cells  by  Trizol  (Ambion)  and  converted  to  cDNA  using  reverse 
transcriptase  PCR  (cloned  AMV  reverse  transcriptase,  Invitrogen).  The  mRNA  was  then 
quantified  by  real‐time  RT‐PCR  using  StepOnePlus  (Applied  Biosystems).  Fast  SYBR  Green 
Master Mix (Applied Biosystems) was used to detect fluorescence. Relative quantification was 




















Western  blotting  was  performed  with  specific  antibodies  against  Histone  H3  (9715,  Cell 
Signaling), ‐Actin (A5441, Sigma), EZH2 (612667, BD), SUZ12 (46264, Santa Cruz), EED (28701, 








Activated  T  cells were  treated with  anti‐human  CXCR3  or  isotype,  and  added  to  the  upper 
chamber. Supernatant from the cultured colon cancer cells was added to the  lower chamber. 




ChIP  was  performed  and  as  previously  described  (Cui  et  al.,  2013,  Kryczek  et  al.,  2014). 
Crosslinking was performed with 1%  formaldehyde or 1% paraformaldehyde  for 10 minutes. 
Sonication was performed with the Misonix 4000 water bath sonication unit at 15% amplitude 
for  10  minutes.  Protein/DNA  complex  was  precipitated  with  specific  antibodies  against 












































































RNA  for  EZH2  (shEZH2)  in  primary  colon  cancer  C1  cells.  shEZH2  specifically  reduced  the 
expression of EZH2 and SUZ12 (Fig. 3.3D), and resulted in elevated Th1 type chemokine mRNA 
(Fig.  3.2G,H)  release  in  response  to  IFNγ  stimulation  (Fig.  3.2G,  H).  In  addition,  specific 

























































The  PRC2  complex  mediates  H3K27  methylation  (Cao  et  al.,  2002,  Margueron  and 
Reinberg, 2011). We next examined whether Th1‐type chemokine repression mediated by PRC2 
depends on H3K27me3  changes  at  the promoter  level of  the  chemokine  genes.  To  test  this 
possibility,  we  performed  specific  chromatin  immunoprecipitation  (ChIP)  assay  to  detect 









without  inhibiting  EZH2  (Fig.  3.4B).  GSK126  treatment  led  to  higher  levels  of  IFNγ‐induced 
CXCL10 (Fig. 3.5E) expression in primary colon cancer C1 cells. Similar results were observed in 
DLD‐1 cells (Fig. 3.5C, D).  
Jumonji C  (JmjC)‐domain‐containing protein,  JMJD3,  is an H3K27  specific demethylase 
(Agger et al., 2007). As an activator of gene expression, ectopic expression of JMJD3 increased 
Th1‐type  chemokine  expression  (Fig.  3.5F). GSK‐J4,  a  small molecular  catalytic  site  inhibitor, 
selectively  targets  the  H3K27‐specific  JmjC  demethylase  subfamily  (Kruidenier  et  al.,  2012). 
GSK‐J4 treatment led to reduced CXCL9 and CXCL10 expression in primary colon cancer C1 cells 
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(Fig. 3.5G, H). Thus, H3K27me3 specific methyltransferase and demethylase regulate Th1‐type 
chemokine repression in colon cancer cells. 
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Figure 3.4 Effects of H3K27me3 on Th1‐type chemokine production in colon cancer cells. (A): 
Schematic representation of the chemokine promoter area indicating the H3K27me3 signal and peaks 
according to H3K27me3 ChIP‐sequencing in GM12878 cells (ENCODE.org). (B): Effects of GSK126 on 
global H2K27me3 and EZH2 expression in colon cancer cells. C1 cells were treated with different 
concentrations of GSK126 for 72 hours. EZH2 and H3K27me3 levels were detected by Western blotting. 
One of 3 experiments is shown. (C and D): Effects of GSK126 on CXCL9 and CXCL10 chemokine 
expression in colon cancer cells. DLD‐1 cells were treated with 5 uM GSK‐126 in the presence of IFNγ 
(0.5 and 5ng/ml) and CXCL9 and CXCL10 mRNA was detected by real‐time PCR (3 independent 
experiments shown,*p<0.05). 
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Figure 3.5 Th1‐type chemokine repression is mediated via H3K27 methylation. (A–C): 
H3K27me3 occupancy in the promoter area of CXCL9 and CXCL10 in colon cancer cells. 
H3K27me3‐ChIP assay was performed in DLD‐1 colon cancer cells for the promoter areas of 
CXCL9 (A), the intergenic region of CXCL9 and CXCL10 (B), and the promoter areas of CXCL10 (C; 
three independent experiments shown; *p < 0.01). kb, kilobase; TSS, transcription start site. 
(D): ChIP‐positive and ‐negative control. H3K27me3‐ChIP assaywas performed in DLD‐1 colon 
cancer cells for HOXB1 and GAPDH (three independent experiments are shown). (E): effects of 
GSK126 on the IFNγ ‐mediated chemokine production. C1 cells were treated with IFNγ (5 
ng/mL) and 0.5 mmol/L GSK126. CXCL10 mRNA was detected by real‐time PCR (three 
independent experiments are shown; *p < 0.05). (F): effects of JMJD3 overexpression on IFNγ ‐
mediated chemokine production. DLD‐1 cells were transfected with PKH3 (empty vector) and 
pCMV HA JMJD3 (JMJD3 OE) before IFNγ (0.5 ng/mL) was added and RT‐PCR was performed for 
CXCL10 (four independent experiments are shown; *p < 0.05). (G and H): effects of GSK‐J4 on 
IFNγ ‐mediated chemokine production. C1 cells were treated with IFNγ (0.5 ng/mL) and 5 
mmol/L or 10 mmol/L GSK‐J4, and CXCL9 and CXCL10 mRNA was detected by real‐time PCR 
(three independent experiments are shown; *p < 0.05).  
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3.4d PRC2 affects T cell migration toward colon cancer 
Next, we examined whether the PRC2 complex can affect T cell migration via controlling 
CXCL9 and CXCL10 expression. We collected supernatants from colon cancer cells transfected 
with shEZH2 and control lentiviral vectors. We showed that CD4+ (Fig. 3.6A) and CD8+ (Fig. 3.6B) 
T cells more efficiently migrated towards shEZH2 supernatant than control. The migration was 
blocked by monoclonal antibody (mAb) against CXCR3, the receptor for CXCL9 and CXCL10 on T 
cells (Fig. 3.6A, B). Thus, the PRC2 component, EZH2, controls T cell trafficking toward colon 
cancer‐derived CXCL9 and CXCL10. 
Finally, we assessed the clinical relevance of this phenomenon by examining the 
association of chemokines and the PRC2 complex with patient survival. We first performed 
survival analysis on chemokines by combining multiple datasets of colorectal carcinoma 
patients from oncomine.org. The patients were stratified in groups based on the mean 
expression level of each gene. When we divided patients with high or low expression of both 
CXCL9 and CXCL10, high CXCL9/CXCL10 associated with better patient overall survival (Fig. 
3.7A). As a confirmation, we also observed positive correlation with CD8 and CXCL9 and CXCL10 
in different cohorts. This suggests that higher chemokines may lead to higher CD8+ T cell tumor 
infiltration (Fig. 3.7B). To examine the association between the 3 immune gene signature (CD8, 
CXCL9, and CXCL10) and the 3 PRC2 gene components (EZH2, EED, and SUZ12) with patient 
survival, we divided patients with high or low expression of these genes. We found that high 
CD8/CXCL9/CXCL10 (Fig. 3.6C) and low EZH2/SUZ12/EED (Fig. 3.6D) associated with better 
patient overall survival. We also analyzed the relationship between PRC2 complex component 
transcripts and CD4 and CD8 mRNA in patients with colorectal cancer. We found that CD4 and 
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CD8 mRNA expression negatively correlated with the PRC2 complex components, EZH2, SUZ12, 
and EED mRNA (Fig. 3.6E‐G). Altogether, the data suggests that PRC2 controls T cell trafficking 
via repressing Th1‐type chemokines and impacts colon cancer pathology. 
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Figure 3.6 PRC2 affects CD8+ T‐cell migration toward colon cancer.  (A and B): effect of shEZH2 
on migration of CD4+ (A) and CD8+ (B) T cells. shEZH2 and control vector expressing DLD‐1 cells 
were treated with 5 ng/mL IFNγ and the supernatants were collected for T‐cell migration assay. 
Activated T cells were subject to the migration toward the supernatants in the presence of anti‐
human CXCR3 or control. The migrated T cells were assessed by flow cytometry analysis. One 
representative of three independent experiments is shown. (C): the association between 
CD8/CXCL9/CXCL10 transcripts and survival in patients with colorectal carcinoma (Smith 
colorectal, Smith colorectal 2, Jorissen Colorectal 3, and Staub colorectal). The analyses were 
conducted by combining multiple databases from Oncomine (oncomine.org; n=185, p=0.0089). 
(D): the association between EZH2/SUZ12/EED transcripts and survival in patients with 
colorectal carcinoma (Smith colorectal, Smith colorectal 2, Jorissen Colorectal 3, and Staub 
colorectal). The analyses were conducted by combining multiple databases from Oncomine 
(oncomine.org; n=105; p=0.037). (E–G): correlation between PRC2 components and CD4 
andCD8A mRNAin patients with colorectal carcinoma. Numbers represent r values with 
significance (p < 0.05). Spearman analysis for correlation was conducted from multiple 
databases (Khambata‐Ford Colon, Staub Colorectal, Smith Colorectal 2, TCGA, and Jorissen 
Colorectal 3) from Oncomine (oncomine.org). NS, not significant. 
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Figure 3.7 Clinical relevance of CXCL9 and CXCL10 expression in colon cancer (A): Association between 
CXCL9/CXCL10 transcripts and patient survival in patients with colorectal carcinoma (Smith colorectal, 
Smith colorectal 2, Jorissen Colorectal 3, and Staub colorectal). The analyses were conducted by 
combining multiple databases from Oncomine (oncomine.org) (n=247, p=0.0494). (B): Correlation 
between CD8 and CXCL9 and CXCL10 mRNA in patients with colorectal carcinoma. Numbers represent 
r‐values with significance (p<0.05). Spearman analysis for correlation was conducted from multiple 
databases (Staub Colorectal, Smith Colorectal 2, Smith Colorectal 1, and Jorissen Colorectal 3) from 
Oncomine (oncomine.org).  
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3.5 Discussion 
 
Epigenetic changes are biologically vital and often linked to cancer proliferation, 
progression and metastasis (Jones and Baylin, 2002, Varambally et al., 2008, Mimori et al., 
2005, Fussbroich et al., 2011). Our studies have shown that the PRC2 components in colon 
cancer cells silence the tumor production of Th1‐type chemokines, potentially restrain effector 
T cell tumor infiltration, and in turn lessen anti‐cancer immunity. Thus, PRC2 and H3K27me3‐
mediated Th1‐type chemokine silencing is a novel immune evasion mechanism in human colon 
cancer. We propose a unifying mechanistic model of cancer in which epigenetic silencing plays 
both biological and immunological roles in supporting tumor progression.  
Previous reports show that the expression of CXCR3 and CXCL10 correlates with metastasis in 
certain cancer including colon cancer (Wightman et al., 2015, Murakami et al., 2013, Zipin‐
Roitman et al., 2007). However, whether the expression of CXCR3 in the tumor cells leads to 
CXCL10 dependent metastasis is not fully elucidated. Nonetheless, our data shows that there is 
a positive correlation between CD8 and CXCL9 and CXCL10, and the expression of CD8, CXCL9 
and CXCL10 is positively associated with colon cancer patient survival. In support of this 
observation, it has been shown that CD8+ T cells and Th1‐type chemokines positively predict 
colon cancer patient outcome (Fridman et al., 2012, Galon et al., 2006, Mlecnik et al., 2011, 
Pages et al., 2005).   
A critical question is what drives the epigenetic changes in the first place. Several 
reports suggest microRNA involvement of EZH2 regulation (particularly loss of microRNA101) in 
prostate cancer (Varambally et al., 2008). Further studies will be needed to demonstrate the 
drivers of this repression in cancer cells versus normal epithelium and if epigenetic changes are 
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one of the earliest events in cancers, leading to immune evasion. We assume that this 
mechanism progressively evolves in cancer cells as colon inflammatory tissues express high 
levels of Th1‐type chemokines. In contrast to irreversible genetic mutations, epigenetic 
alterations can be manipulated, making them a valuable target for therapy (Yoo and Jones, 
2006). To this end, it is crucial to understand the immune associated epigenetic mechanisms in 
the human cancer and to dissect how different epigenetic modifiers differentially affect cancer 
immune signature gene expression. In this regard, we have noticed that GSK126, a compound 
acting as a direct histone methyltransferase (HMT) inhibitor and DZNep, a compound acting as 
an indirect HMT inhibitor have shown certain differences in potencies in promoting cancer Th1‐
type chemokine expression. Perhaps additional mechanisms of DZNep, such as proteasomal 
degradation of PCR2 subunits, inhibition of other methylations, and reactivation of thioredoxin‐
binding protein 2 (TXNIP) which causes disruption of PCR2 could explain this difference (Zhou et 
al., 2011).  
Current cancer immunotherapies (Rosenberg et al., 2008, Scholler et al., 2012, Pardoll, 
2012) and classic therapies (Zitvogel et al., 2008, Park et al., 2010) largely rely on efficient T cell 
tumor trafficking and T cell‐mediated tumor immunity. Epigenetic reprograming may unlock 
Th1‐type chemokine repression, transform the tumor from poor T cell infiltration to rich T cell 
infiltration, and, ultimately, improve the effectiveness of any given cancer therapy.  
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Chapter 4 
Protein Arginine Deaminase 4 (PAD4) signaling regulates effector cytokine 
production, proliferation, and survival in T cells 
4.1 Abstract 
The protein arginine deaminase (PAD) family of enzymes are responsible for 
deamination of arginine residues (in histones and other proteins) into citrulline. Protein 
citrullination can affect protein stability, protein interaction, and gene regulation and is 
involved in many important pathways including cell death, stemness, proliferation, terminal 
epithelial cell differentiation, and, recently, in neutrophil extracellular trap (NET) formation. 
Due to its role in NET formation, the role of PADs has been explored in neutrophils and antigen 
presenting cells in autoimmunity. In this chapter, we investigate the role of PAD in T cells.  We 
observed that PAD expression, particularly PAD4, and citrullination is induced very early on in T 
cell activation. Using an inhibitor of PAD4, F‐Amidine, we found that PAD4 inhibition leads to 
increased effector cytokines, proliferation, and survival of T cells upon activation. Thus, PAD4 
seems to play an important role in T cell activation, affecting T cell effector ability, proliferation, 
and survival. 
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4.2 Introduction 
Peptidylarginine deaminase (PAD or PADI) is a family of enzymes that mediate the 
deamination of arginine to citrulline, in a calcium‐dependent manner (Arita et al., 2004). This 
deamination converts a positive arginine to a neutral amino acid on histone and proteins, thus 
affecting histone and protein function and interaction (Wang et al., 2004). There are 5 PADs 
that are expressed in various tissues and cells and each specifically target different substrates 
(Rus'd et al., 1999, Guerrin et al., 2003, Ishigami et al., 2002, Kanno et al., 2000, Chavanas et al., 
2004). PAD‐mediated citrullination is involved in many cellular processes including cell death, 
gene regulation, protein post‐translational modifications, and terminal epithelial cell 
differentiation (Witalison et al., 2015b). Recent findings indicate PAD4 is critical in 
autoimmunity. Not only is PAD4 indispensable for neutrophil NET formation (Li et al., 2010b, 
Wang et al., 2009) but antibodies against citrullinated peptides, including self‐peptides, are 
present in autoimmune diseases as in rheumatoid arthritis (Klareskog et al., 2008, Mowen and 
David, 2014, Nguyen and James, 2016).  
PAD4 has a nuclear localization signal (Asaga et al., 2001) and thus can act as a 
transcriptional regulator. As a chromatin modifying enzyme, PAD4 can regulate gene 
transcription by citrullination of histones. For example, PAD4 regulates key stem cell genes 
expression in stem cells by citrullinating histone H1, which loosens chromatin compaction for 
gene expression (Christophorou et al., 2014). Another example is PAD4 interacting with the  
transcription factor Tal1 (translocated in leukemia‐1) in lineage differentiation of hematopoietic 
stem cells (Kolodziej et al., 2014). PAD4 binds with Tal1 on the promoter of IL6ST and acts as 
coactivator by counteracting protein arginine methyltransferase 6 (PRMT6) mediated 
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repressive histone marks.  PAD4 can also act as repressor, as in c‐myc (Nakashima et al., 2013), 
p53‐dependent genes like p21 (Li et al., 2008), miRNA 16 (Cui et al., 2013), and OKL38 (Yao et 
al., 2008) in various cancers. In these cases, PAD4 binds with other transcription factors, like 
p53, and negatively and positively regulate gene expression, through regulation of histone 
marks. p53 often coordinates and localizes with PAD4 for p53‐mediated negative gene 
regulation through PAD4 deamination (Li et al., 2008).  
In addition to targeting histones, PAD4 can mediate post‐translational modifications 
(PTMs) of various proteins, including ING4 (inhibitor of growth 4) (Guo and Fast, 2011), 
glycogen synthase kinase‐3β (Stadler et al., 2013), p300 (Lee et al., 2005) and structural 
proteins involved in apoptosis such as: nucleophosmin (Hagiwara et al., 2002) and nuclear 
lamin C (Tanikawa et al., 2012) in which citrullination, and thus the loss of positive charge, can 
affect the protein function, stability, and interaction with other proteins. In some cases, as in 
ING4, a well‐known binding partner and enhancer of p53 transcriptional activity, citrullination 
by PAD4 disrupts its interaction with p53, and thus affects downstream gene expression like 
p21 (Guo and Fast, 2011).   
As PAD4 acts as a corepressor with p53 and mediates p53‐mediated negative gene 
regulation, PAD inhibition leads to apoptosis in cancer cells. PAD inhibition suppresses colitis‐
induced colon cancer (Witalison et al., 2015a), breast cancer (McElwee et al., 2012, Wang et al., 
2016), and mouse sarcoma (Wang et al., 2012) in vivo.  In vitro evidence includes PAD inhibition 
impeding tumor growth in various cancers such as breast cancer (Wang et al., 2015), and 
human sarcoma cell lines (Wang et al., 2012) through both p53 independent and dependent 
effects, respectively. Also, some evidence exists of PAD4 inhibition reducing proliferation, 
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invasion, migration, and increasing apoptosis in ovarian cancer (Cui et al., 2016). Not 
surprisingly, PAD4 is overexpressed in many cancers including in blood and tissues while being 
relatively absent in benign or normal tissues (Chang et al., 2009, Slack et al., 2011). Also, PAD2 
overexpressing mice spontaneously developed skin neoplasia with EMT and inflammation 
properties 37% of the time (McElwee et al., 2014).  
Since PAD is involved in tumor biology as well as immunity, we wanted to explore its 
role in T cells and thus antitumor immunity. Some evidence exists for a protective T cell effect. 
Padi4 ‐/‐ mice undergoing radiation shows resistance to apoptosis in the thymus (Tanikawa et 
al., 2009). Also, overexpression of PAD2 or PAD4 in Jurkat T cells leads to an increase in 
apoptosis via increasing p53 and p21 or citrullination of vimentin, respectively (Liu et al., 2006, 
Hsu et al., 2014). Thus, we hypothesized PAD regulation could negatively affect T cells. 
However, since most studies were in mice and in an overexpression system, we wanted to 
manipulate PADs by inhibiting its activity in primary human T cells and study its biology in T cell 
activation. PADs, due to its various functions, are tightly regulated. We initially observed and 
detected specific PAD expression and citrullination in T cell activation. We found that PAD4 is 
predominantly expressed in human T cells and induced early on in T cell activation, along with 
citrullination. We then manipulated PAD4 activity in T cells by inhibiting its function and 
observed an increase in T cell proliferation and effector cytokine production as well as a pro‐
survival effect.  
 
4.3 Materials and Methods: 
Human Subjects 
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Patients diagnosed with ovarian cancer were recruited in this study. All usage of human 
subjects in this study was approved by local Institutional Review Boards. Ovarian cancer patient 
blood was used and CD3+ T cells were subsequently isolated as described below.  
 
Isolation and culture of peripheral blood T cells and neutrophils 
Human peripheral blood from healthy donors was obtained from Carter BloodCare (Bedford, 
TX).  PBMC’s were isolated from peripheral blood by Lymphoprep density gradient (Stemcell 
Technologies). CD3+ T cells were isolated using human T cell enrichment cocktail (RosetteSep, 
Stemcell Technologies). Naïve (CD45RA+) and memory (CD45R0+) T cells were then isolated by 
column based magnetic separation (CD45R0 microbeads, Miltenyi Biotec). Cell purity was 
confirmed as >97% by flow cytometry (LSRII, BD). Human peripheral blood T cell subsets (at 
concentration of one million per milliliter of medium) were activated with plate bound anti‐CD3 
(clone UCHT1, 1.25 μg/ml) and soluble anti‐CD28 (clone CD28.2, 0.62 μg/ml) (eBioscience) or 
CD3/CD28 beads (Dynabeads, Thermo Fisher Scientific) with F‐Amidine (Cayman Chemicals) for 
different time points as indicated in the figure legend. As stated in the figure legend, cisplatin 
(10uM, Teva Pharmaceuticals) was added the last two days before collection. For naïve T cell 
cultures, IL‐7 and IL‐15 was added (5ng/ml). All T cell subsets were cultured in RPMI 1640 
medium (HyClone, GE Healthcare Life Sciences) supplemented with 10% fetal bovine serum and 
1% Penicillin/Streptomycin.  
Mouse T cells were isolated from lymph nodes and CD3 T cells were isolated using 
negative selection (EasySep, Stemcell Technologies). T cells were cultured in RPMI 1640 
medium (HyClone, GE Healthcare Life Sciences) supplemented with 10% fetal bovine serum and 
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1% Penicillin/Streptomycin with plate‐bound CD3 (clone 17A2, eBioscience) and soluble CD28 
(clone 37.51, eBioscience) with IL‐7 and IL‐15 (5ng/ml) added every 3 days for 7 or 14 days.  
Human neutrophils were isolated from the bottom layer of lymphoprep density gradient and 
further purified by dextran gradient. They were then treated with PMA (100nM) for 2 hours to 
induce neutrophil NET formation.  
 
Flow cytometry 
Cells were immunostained and analyzed on LSRII (BD). Cytokine analysis was determined by 
intracellular immunostaining (Ebioscience manual and reagents) and analyzed on the LSRII. The 
following antibodies/reagents were used: Annexin V (FITC; BD Biosciences 556420), 7‐AAD (BD 
Biosciences 559925), human TNFα (PE; BD Biosciences, 554513), human IL‐2 (PerCP; 
eBioscience, 46‐7029‐42), human IFNγ (PE‐CY7; BD Biosciences 557844), BrdU (AF647; BD 
Biosciences 560209), human Granzyme B (AF700; BD Biosciences 560213), human CD8 (APC‐
Cy7, BD Biosciences 557760), viability dye (Pacific Blue, ThermoFisher, L34962), mouse 
Granzyme B (PE, eBioscience 12‐8898‐82) mouse CD4 (APC‐Cy7,eBiosciences 47‐0042‐82), and 
mouse CD8 (PE, BD Biosciences 553033). BrdU Staining was performed according to the 
EBioscience manual. Apoptosis detection was performed according to the BD Biosciences kit.  
 
PAD enzymatic activity test 
PAD enzymatic was measured using the BAEE (Nα‐Benzoyl‐L‐arginine ethyl ester) colorimetric 
method of detection (Sugawara et al., 1998). In detail, cells were lysed in lysis buffer (20mM 
Tris‐HCL pH 7.6, 1mM EDTA, 1mM PMSF, and 1% Triton X‐100) on ice for 10 minutes and snap 
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frozen in liquid nitrogen. 25uL of lysate was then mixed with 50uL of reaction mixture (0.1M 
Tris‐HCL pH 7.6, 10mM CaCl2, 5mM DTT, and 10mM BAEE) and incubated at 50C for one hour. 
The reaction was stopped with 12.5uL of 5M Perchloric acid.  Water was added up to 200ul. 
Reagent 1 (23.39mM Diacetly monoxime), Reagent 2 (47.8mM Antipyrine), and Reagent 3 
(32.5% sulfuric acid and 0.3mM ferric chloride) was mixed in a 75:15:10 (v/v/v) ratio just before 
use. 600ul of this chromogenic reagent mixture was added to the 200ul of reaction, mixed, and 
boiled for 25 minutes. The samples were then cooled on ice and read at absorbance 464nm. L‐
citrulline (Sigma C7629) was diluted in 0.02N HCL and used as the standard to then back‐
calculate the sample citrulline uM amounts. All reagents were purchased from Sigma Aldrich.  
 
RT‐PCR 
RNA was isolated from the cells by TRIzol (Ambion) and converted to cDNA using reverse 
transcriptase PCR (cloned AMV reverse transcriptase, Invitrogen). The mRNA was then 
quantified by real‐time reverse transcriptase (RT)‐PCR using StepOnePlus (Applied Biosystems). 
Fast SYBR Green Master Mix (Applied Biosystems) was used to detect fluorescence. Relative 
quantification was calculated according to the comparative Ct method with normalization to 
18s rRNA.  
 
Western Blotting 
Western blotting was performed with the following antibodies against: peptidyl‐citrulline (clone 
F95, MABN328), β‐actin (A5441, Sigma), and PAD4 (Abcam 50332). Milk was used for actin and 
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PAD4 blotting and 2% fish skin gelatin was used for anti‐peptidyl citrulline. Signals were 
detected by ECL reagents (GE Healthcare) 
 
Statistical analysis 
Dependent on data distribution (parametric versus nonparametric data), paired Student t test 
and Mann–Whitney U tests were used. All analyses were done using R. p < 0.05 was considered 
significant. 
 
4.4 Results 
 
4.4a: Citrullination and PAD4 levels increase after T cell activation 
As protein citrullination is an important process for immune cells such as neutrophils 
NET formation, we wanted to see if citrullination is active in T cells. We used primary human 
CD3+ T cells isolated from peripheral blood. Using western blotting to observe total 
citrullination levels, very low citrulline levels were observed in resting inactivated T cells (Figure 
4.1A Day 0). However, within one day after T cell activation with CD3 and CD28 beads, total 
citrullination levels went up (Figure 4.1A). Slight variation was observed between donors, but in 
general, citrullination increased within one or two days after activation. We confirmed the 
citrullination levels in T cells by performing a biochemical colorimetric test reflecting PAD 
enzymatic activity (Figure 4.1C). In principle, PAD citrullinates the substrate BAEE, which can 
then be detected by a colorimetric assay. As PMA induces citrullination in neutrophils for NET 
formation, we used PMA‐treated neutrophils isolated from blood as a positive control for the 
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PAD enzymatic test (Figure 4.1B).  As calcium is induced early on in T cell activation, early PAD 
activity in T cell activation is consistent with PAD enzyme being triggered by calcium signaling 
(Arita et al., 2004).  
 PADs, consisting of a family of five, are the enzymes responsible for citrullination of 
arginine residues. We thus performed RT‐PCR and western blotting to detect PADs in T cells. 
We found that PAD4 mRNA was predominantly expressed. Indeed, PAD4 is detected in other 
immune cells (Foulquier et al., 2007, Jones et al., 2009) and is restricted to hematopoietic stem 
cells, especially granulocytes. We found that PAD4 mRNA and protein is also induced early in T 
cell activation (Figure 4.1D, E). Thus, primary human T cells increase citrullination levels upon 
activation by PAD4 induction.  
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Figure 4.1 Citrullination and PAD4 levels increase after T cell activation. (A) Citrullination 
levels after T cell activation. Primary CD3+ T cells were activated for the indicated days and 
western blotting was performed to detect total citrullination levels. Representative image 
shown (representative image, n=7 donors). (B) PAD enzymatic test control. Human neutrophils 
were isolated and treated with PMA (100nm) for 2 hours. PAD enzyme test was performed to 
measure the citrulline amount in uM (n=6 donors). (C) PAD enzymatic activity after T cell 
activation. Primary CD3+ T cells were activated for the indicated days. PAD enzyme test was 
performed to measure the citrulline amount in uM (representative images, n=7 donors). (D, E) 
PAD4 expression after T cell activation. Primary CD3+ T cells were activated for the indicated 
days and collected for PAD4 detection by RT‐PCR and western blotting analysis (representative 
images, n=7 donors (D), n=4 donors (E)). 
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4.4b: PAD4 inhibition through F‐Amidine treatment leads to increased effector cytokine 
production in T cells 
To test the role of PAD activity in T cells, we used a potent PAD4 inhibitor, F‐Amidine. F‐ 
Amidine covalently inactivates PAD4 enzymatic activity (Li et al., 2015, Luo et al., 2006). We first 
confirmed the drug’s specificity by testing PAD’s enzymatic activity in the presence of F‐
Amidine. We saw that F‐Amidine inhibited PAD enzymatic activity in neutrophils (Figure 4.2A). 
In addition, in T cells, F‐Amidine treatment led to a decrease in PAD4 mRNA (Figure 4.2B).  
We then used F‐Amidine to test its effect on T cells. When we activated the T cells and 
simply added F‐Amidine, we saw three phenomena. The first was a striking increase in effector 
cytokines with F‐Amidine, after T cell activation. We saw that T cells produced effector 
cytokines, tumor necrosis factor alpha (TNFα), interleukin (IL)‐2, interferon gamma (IFNγ), and 
Granzyme B (Gran B) upon T cell activation. All four of these cytokines were greatly enhanced in 
the presence of F‐Amidine (Figure 4.2C‐G). This was confirmed when starting with both naïve 
CD45RA+ CD3+ cells (Figure 4.5) or memory CD45R0+ CD3+ T cells (Figure 4.2C‐F). In memory 
cells, when further gating on CD4+ and CD8+ T cell separately, we saw a differential effect 
(Figure 4.3 and 4.4). Even though both CD8+ cells and CD4+ T cells predominantly and 
significantly increased all cytokines with F‐Amidine treatment, the effects were more 
pronounced in CD4+ T cells (Figure 4.3 and 4.4). There was also a differential effect of CD4+ 
versus CD8+ T cells on intracellular cytokine production in naïve T cells treated with F‐Amidine 
(Figure 4.5).  Since memory T cells have faster activation compared to naïve cells, we used 
human memory cells for further experiments. We also confirmed that Granzyme B effector 
cytokine is significantly increased in mouse T cells from the lymph nodes. The increase in 
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Granzyme B was observed in both CD4+ and CD8+ T cells (Figure 4.6). Therefore, F‐Amidine 
treatment and thus PAD4 inhibition leads to increased T cell effector function.  
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Figure 4.2: PAD4 and citrullination inhibition through F‐Amidine treatment leads to increased 
effector cytokine production in memory T cells. (A): F‐Amidine decreases citrullination levels. 
Human neutrophils were isolated and treated with F‐Amidine (500uM) and the PAD enzyme 
test was performed to measure the citrulline amount. (B): Primary CD3+ T cells were activated 
for 7 days and collected for PAD4 detection by RT‐PCR. (C): CD3+ CD45R0+ memory T cells were 
sorted from fresh healthy donor PBMC’s and activated with plate bound CD3, soluble CD28, and 
F‐Amidine (10uM) for 7 days. Cytokines were detected by flow cytometry after gating for FSC‐
SSC and viability dye. Representative FACS data are shown (C) as well as the raw data for all 
donors (D‐G) (* p<0.0002).  
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Figure 4.3: F‐Amidine treatment leads to decrease in PAD4 levels and increased effector 
cytokine production in memory CD8+ T cells. (A‐D): CD3+ CD45R0+ memory T cells were sorted 
from fresh healthy donor PBMC’s and treated with plate bound CD3, soluble CD28, and F‐
Amidine (10uM) for 3‐5 days. Cytokines were detected by flow cytometry after gating for FSC‐
SSC‐viability dye‐CD8+ (*p<0.004).  
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Figure 4.4: F‐Amidine treatment leads to increased effector cytokine production in memory 
CD4+ T cells.  (A‐D): CD3+ CD45R0+ memory T cells were sorted from fresh healthy donor 
PBMC’s and treated with plate bound CD3, soluble CD28, and F‐Amidine (10uM) for 3‐5 days. 
Cytokines were detected by flow cytometry after gating for FSC‐SSC‐viability dye‐CD4+ 
(*p<0.002).  
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Figure 4.5: F‐Amidine treatment leads to increased effector cytokine production in naïve T 
cells. CD3+ CD45RA+ naïve T cells were sorted from fresh healthy human donor PBMC’s and 
treated with CD3/CD28 Dynabeads (1:20), IL‐7 and IL‐15 (5ng/ml), and F‐Amidine (10uM) for 14 
days. Cytokines were detected by flow cytometry after gating for FSC‐SSC and viability dye (A‐
C), FSC‐SSC and viability dye‐CD4 (D‐F), FSC‐SSC and viability dye‐CD8+ (G) (*p<0.04).  
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Figure 4.6: F‐Amidine treatment increases Granzyme B production in mouse T cells. CD3+ T 
cells were isolated from mouse lymph nodes and activated with plate bound CD3 and soluble 
CD28 antibodies and IL‐7 and IL‐15 for 7 or 14 days. Flow cytometry was performed to analyze 
Granzyme B cytokine production, with FSC‐SSC‐viability dye gating‐BrdU+ (A‐C), FSC‐SSC‐
viability dye gating‐BrdU+CD4+ (B), and FSC‐SSC‐viability dye gating‐CD4+ (C) (*p<0.05). 
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4.4c: F‐Amidine treatment in T cells leads to increased proliferation 
Since Pad4 ‐/‐ mice had an increase in proliferation of hematopoietic progenitor cells 
(Nakashima et al., 2013), we looked at proliferation of T cells. Upon treatment with F‐Amidine, 
and thus PAD inhibition, we observed an increase in BrdU incorporation suggesting an increase 
in proliferation. This was seen for total CD3+ (Figure 4.7A) and for CD8+ and CD4+ memory T 
cells (Figure 4.7B and C, respectively). We also confirmed this in mouse T cells from the lymph 
nodes (Figure 4.7D‐E). All in all, PAD4 inhibition increases proliferation in activated T cells.  
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Figure 4.7:  F‐Amidine treatment in T cells leads to increased proliferation. F‐Amidine 
treatment increases BrdU incorporation. CD3+ CD45R0+ memory T cells treated with plate 
bound CD3, soluble CD28, and F‐Amidine (10uM) for 3‐5 days. Flow cytometry was performed 
to analyze BrdU incorporation, with FSC‐SSC‐viability dye gating‐BrdU+ gating (A), FSC‐SSC‐
viability dye gating‐BrdU+CD8+ gating (B), and FSC‐SSC‐viability dye gating‐BrdU+CD4+ gating 
(C). Representative FACS data are shown (A, left). (D, E): F‐Amidine treatment increases BrdU 
incorporation in mouse T cells. CD3+ T cells were isolated from mouse Lymph nodes and 
activated with plate bound CD3 and soluble CD28 antibodies and IL‐7 and IL‐15 for 7 or 14 days. 
Flow cytometry was performed to analyze BrdU incorporation, with FSC‐SSC‐viability dye 
gating‐BrdU+ (*p<0.05). 
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4.4d PAD4 inhibition in T cells results in a pro‐survival effect 
Finally, we observed that the drug F‐Amidine confers a protective effect on T cells. This 
is in agreement with the literature on the survival and antiapoptotic effect of PADs in Jurkat 
cells and mouse thymus (Hsu et al., 2014, Liu et al., 2006, Tanikawa et al., 2009). Initially, we 
saw that spontaneous apoptosis induced by T cell activation was reduced in F‐Amidine treated 
T cells (Figure 4.8A). When we used an apoptosis inducing agent, cisplatin, we saw that upon T 
cell activation and treatment with cisplatin, primary human memory T cells had less Annexin V 
staining compared to untreated controls (Figure 4.8B).  Thus, PAD4 inhibition serves as a 
general pro‐survival function in T cells. We also used blood from ovarian cancer patients. 
Similar to healthy donor blood, T cells from cancer patients survived better when treated with 
F‐amidine and cisplatin (Figure 4.8C). In concordance with the pro‐survival effects of F‐Amidine 
on T cells, we saw that proapoptotic genes Bak1, Bax, and Bim were down‐regulated with F‐
Amidine treatment (Figure 4.8D‐F) 
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Figure 4.8: PAD4 inhibition in T cells results in a pro‐survival effect. A: Spontaneous apoptosis 
decreases with F‐Amidine treatment. Primary CD3 CD45R0+ T cells were activated with soluble 
CD3 and plate bound CD28 and F‐Amidine. Spontaneous apoptosis was detected by Annexin 
staining via flow cytometry. Representative image shown (left). (B): Cisplatin‐induced apoptosis 
is reduced with F‐Amidine treatment. Primary CD3 CD45R0+ T cells were activated with soluble 
CD3 and plate bound CD28 and F‐Amidine (10uM) for 7 days and cisplatin (10uM) was added 
the last two days. Apoptosis was detected by Annexin staining via flow cytometry. (C): Ovarian 
cancer blood was activated with CD3 and CD28 with F‐Amidine and with or without Cisplatin. 
Apoptosis was detected by Annexin V staining. (D‐F): Primary CD3+ T cells were activated for 7 
days and collected for Bak1, Bax, and Bim mRNA detection by RT‐PCR.  
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4.5 Discussion 
Adoptive T cell therapy for cancer treatment is becoming well accepted (June, 2007, 
June et al., 2015). In particular, effector T cells: cytotoxic CD8+ T cells and CD4+ T helper type 1 
cells are cultured and activated ex vivo and transferred back into patients as these cells directly 
kill the tumor through apoptosis‐inducing molecules or cytotoxic granules. Recent evidence has 
shown that in vitro expansion of T cells with modulating AKT and glycolysis signaling can greatly 
improve their antitumor properties in vivo (Sukumar et al., 2013, Sukumar et al., 2016, 
Crompton et al., 2015). This project was designed to find other drugs that could be used in vitro 
on T cells to improve T cell stemness properties such as survival, persistence, and effector 
function. We found that F‐Amidine enhances T cell stemness properties, including survival, 
persistence, and effector function, and could be added to the ex vivo T cell culture system. We 
also demonstrate that PAD4 inhibition has a pro‐survival effect in ovarian cancer patient blood 
cells and this could augment T cell survival when reintroduced into patients. To further explore 
this option, we will use adoptive T cell mouse models and transfer F‐Amidine treated T cells into 
tumor bearing mice. We will examine tumor burden as well as stemness properties of the T 
cells upon transfer in vivo.  
We found that PAD4 inhibition, through F‐Amidine, increases T cell: cytokine 
production, proliferation, and survival, upon activation. This project is still at its exploratory 
stage and how PAD4 regulates T cell effector function, survival, and proliferation is still 
unknown. PAD4 seems to be affecting many characteristics of T cell function and probably 
affects a crucial regulator such as IL‐2. IL‐2 is dramatically increased with PAD4 inhibition (more 
pronounced than the other effector cytokines: IFNγ, TNFα, and Granzyme B). IL‐2 signaling is 
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important for T cell proliferation, survival, and cytokine release, explaining all of the 
phenomena we see (Boyman and Sprent, 2012).  Also, like IL‐2, PAD4 is induced very early on in 
T cell activation.  I am currently testing this hypothesis and exploring how exactly could PAD4 
regulate IL‐2 protein expression. The mechanism could be through histone‐mediated regulation 
of IL‐2 directly or of key IL‐2 regulating protein(s).  
PAD4 can bind to various chromatin modifiers, such as histone deactelyase 2 (HDAC2) 
and other transcription factors, and regulate IL‐2 production (Li et al., 2010a). Indeed, 
nucleosome remodeling is needed for transcription factor accessibility and IL‐2 expression upon 
T cell activation (Kim et al., 2006). In this case, we would hypothesize that PAD4 acts as a 
repressor of IL‐2 expression with other repressors such as HDAC2. To test this hypothesis, we 
would perform ChIP assays for PAD4, citrullination, and histone marks on the IL‐2 promoter as 
well as use various epigenetic drugs to see what other chromatin modifiers are involved and 
regulate IL‐2 expression with PAD4. The other possibility is PAD4 could regulate key IL‐2 
regulators. IL‐2 expression induced by T cell activation is regulated by critical transcription 
factors such as NFAT, AP‐1, and NF‐kB (Kim et al., 2006) and PAD4 could regulate their 
expression or function through PTM’s. We would test this by looking at the critical transcription 
factors’ expression after F‐Amidine treatment and T cell activation. However, we cannot rule 
out that PAD4 may also play an important part in T cell activation through other mechanisms, 
like p53. Nonetheless, PAD4 function is a critical regulator of basic T cell biology and activation.  
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